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Since  their discovery by Bangham et al.  in 1964,  liposomes have proven  to be versatile 
tools ubiquitously used  in various  fields of  research most prominently  in  (bio)analytical 
chemistry and pharmaceutical sciences.  In both cases their capability of transporting an 
enormous amount of  small marker molecules  inside  their  inner cavity  is exploited. This 
renders  them  to  be  high‐performing  signal  amplification  tools  especially  in  analytical 
applications.  Highly  stable  anionic  liposomes  function  as  labels  for  various  kinds  of 
sensing  formats  such  as microtiter  plates,  lateral  flow  assays  or microfluidic  devices. 
However,  liposomes  do  not  achieve  their  true  signal  amplification  potential  which 
theoretically could lead to signal enhancement by a factor of 106. This is caused in part by 
their  size  and  consequently  steric  hindrance  and  lower  diffusion  coefficients.  Most 
importantly  though,  it  is  caused  by  non‐specific  binding  that  is  a  challenge  in  any 
analytical  assay,  as  it  reduces  the  signal‐to‐noise  ratio  and  thus worsens  the  limit  of 
detection.  Therefore,  fundamental  understanding  of  the  surface  interactions  is 
mandatory.  This  becomes  increasingly  important  for  approaches with  high  surface‐to‐
volume  ratios  such  as  point‐of‐care  devices  using  microfluidic  sample  handling.  The 
groups  of  Viitala,  Reviakine,  Richter  and  Brisson,  and  Kasemo  intensively  studied  the 
behavior  of  liposomes  on  surfaces  with  quartz  crystal  microbalance,  atomic  force 
microscopy  as  well  as  surface  plasmon  resonance  (SPR)  (as  described  in  detail  in 
Chapter 2).  However,  they  did  neither  focus  on  the  established  liposome  formulation 
used  in  most  of  (bio)analytical  applications,  nor  on  the  typical  surface  modifications 
encountered  in  such approaches.  In order  to  fill  this  knowledge gap,  SPR  spectroscopy 
was  applied  here  for  a  systematic  study  of  the  interactions  of  anionic  liposomes with 
long‐chain alkane thiol modified gold surfaces of varying surface charge and hydrophilicity 
that  are most  commonly  used  in  sensing  applications.  It was  found  that  the  recorded 
binding  curves  can be well‐fitted  to  the  Langmuir models. Also,  almost no  cooperative 
binding effects were observable indicating that the liposome – sensor surface interactions 
are predominant  in comparison  to  the  interactions between  the  liposomes  themselves. 
This was  proven  for  the  (bio)analytical  relevant  temperature  range  from  25  to  50 °C. 
Further,  the  study  revealed  that  the  combination  of  liposomes  with  highly  negative 
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surface  charge  and  sensor  surfaces  modified  with  either  hydrophobic  terminal  –CH3 
groups or hydrophilic  terminal –COOH  groups  showed  almost no binding, whereas  the 
adhesion  to  –OH  and  –NH2  was  significant.  This  knowledge  enables  clever  surface 
engineering  strategies  as  an  attractive  alternative  to  the  commonly used bulk‐blocking 
through  polymers  and  proteins  and  assists  significantly  improving  (bio)analytical 
applications using liposomes as signal enhancement tools.  
Based  on  these  findings,  a  tunable  signal  amplification  strategy  for  SPR  based  on 
liposomes encapsulating high refractive  index solutions was developed. So far  liposomes 
have been utilized  seldom  for  the enhancement of  the  SPR  technique.  In  general,  SPR 
spectroscopy  is  a  label‐free method  for  online monitoring  of  binding  events,  but  has 
certain  limitations when  it  comes  to  the direct detection of very  small  refractive  index 
changes,  e.  g.  those  caused  by  small  molecules  (<  400  Da)  or  very  low  analyte 
concentrations. Therefore, an additional binding event by an enhancement tag is required 
to  amplify  the  SPR  signal.  Here,  gold  and  magnetite  nanoparticles  (NPs)  have  been 
described previously, because  the  localized  surface plasmons generated by  the Au NPs 
and the high refractive index and surface mass loading of the magnetite NPs significantly 
enhance  the  SPR  performance.  However,  these  materials  show  distinct  drawbacks 
regarding  colloidal  stability,  ease  of  surface  modification  or  adjustability  of  the 
enhancement factor (EF). The results of the present studies showed that liposomes are an 
ideal choice to overcome these  limitations. The binding of streptavidin to a biotinylated 
SPR  surface  resulted  in  very  small  signal  changes  that were  immensely  enhanced  and 
made  detectable  by  liposomes.  The  enhancement  factor  strongly  depended  on  the 
refractive index of the encapsulant solution and therefore can be tuned to the respective 




work  demonstrated  the  great  promise  of  liposome‐mediated  SPR  signal  enhancement 






Seit  ihrer  Entdeckung  durch  Bangham  et  al.  im  Jahr  1964,  taten  sich  Liposomen  als 
vielseitige Werkzeuge  hervor,  die  überall  in  verschiedensten  Forschungsbereichen,  vor 
allem  in der  (bio)analytischen Chemie und der Pharmazie, eingesetzt werden.  In beiden 
Teilbereichen wird  ihre Fähigkeit ausgenutzt, riesige Mengen kleiner Markermoleküle  in 
ihrem Inneren zu transportieren. Besonders bei analytischen Anwendungen macht sie das 
sehr  effizient  für  die  Signalverstärkung.  Hochstabile  anionische  Liposomen werden  als 
Label  in  zahlreichen  Plattformen wie  z.B.  in Mikrotiterplatten,  bei  Lateral  Flow  Assays 
oder  in  der  Mikrofluidik  eingesetzt.  Sie  erreichen  jedoch  nicht  ihr  wahres 
Signalverstärkungspotential, das  in der Theorie  zu Verstärkungsfaktoren von 106  führen 
könnte. Dies ist zum Teil auf ihre Größe zurückzuführen, mit der sterische Hinderung und 
niedrigere  Diffusionskoeffizenten  einhergehen.  Hauptsächlich  ist  aber  nicht‐spezifische 
Bindung die Ursache, die eine Herausforderung  für alle analytischen Assays darstellt, da 
sie das  Signal‐Rausch‐Verhältnis und damit die Nachweisgrenze  verschlechtert. Deshalb 
ist  ein  grundsätzliches  Verständnis  von  den  Wechselwirkungen  mit  Oberflächen 
obligatorisch. Die Bedeutung nimmt noch weiter bei Anwendungen mit hohem Verhältnis 
von Oberfläche zu Volumen zu, wie dies in der Point‐of‐Care‐Diagnostik der Fall ist, die oft 
Mikrofluidik  verwendet.  Wie  detailliert  in  Kapitel  2  beschrieben,  untersuchten  die 
Forschungsgruppen um Viitala, Reviakine, Richter und Brisson, und Kasemo  intensiv das 
Verhalten  von  Liposomen  auf  Oberflächen  mithilfe  der  Quarzkristallmikrowaage,  der 
Rasterkraftmikroskopie  und  auch  der  Oberflächenplasmonenresonanz  (SPR) –
 Spektroskopie.  Sie  richteten  ihre  Aufmerksamkeit  jedoch  weder  auf  die  bewährte 
Liposomformulierung, die  in den meisten  (bio)analytischen Anwendungen genutzt wird, 
noch auf die typischen Oberflächenmodifizierungen, die man bei diesen verwendet. Um 
diese  Erkenntnislücke  zu  füllen,  wurde  hier  eine  systematische  Studie  mit  SPR – 
Spektroskopie  durchgeführt,  die  die  Wechselwirkung  von  anionischen  Liposomen  mit 
Goldoberflächen  untersucht,  die  mit  langkettigen  Alkylthiolen  mit  unterschiedlicher 
Polarität  und  Hydrophilie  modifiziert  wurden,  wie  sie  weit  verbreitet  in  der  Analytik 
eingesetzt werden. Es stellte sich heraus, dass die aufgenommenen Bindungskurven sehr 
gut  mit  dem  Langmuir‐Modell  angepasst  werden  konnten.  Zusätzlich  konnten  kaum 
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kooperative  Bindungseffekte  beobachtet  werden,  was  darauf  deutet,  dass  die 
Wechselwirkung  von  Liposom  und  Sensoroberfläche  im  Vergleich  zu  den 
Wechselwirkungen  der  Liposomen  untereinander  klar  überwiegt.  Dies  konnte  für  den 
(bio)analytisch relevanten Temperaturbereich zwischen 25 und 50 °C gezeigt werden. Des 
Weiteren  offenbarte  die  Studie,  dass  die  Kombination  von  Liposomen  mit  hoher, 
negativer  Oberflächenladung  und  Sensoroberflächen,  die  entweder  mit  einer 
hydrophoben  –CH3  Endgruppe  oder  einer  hydrophilen  –COOH  Endgruppe  modifiziert 
wurden, so gut wie keine Bindung zuließ, während eine deutliche Adsorption zu –OH und 
–NH2  beobachtet  werden  konnte.  Diese  Erkenntnis  ermöglicht  clevere  Strategien  zur 
Oberflächengestaltung, die als attraktive Alternative zum häufig eingesetzten Blocken mit 
Polymeren  und  Proteinen  dienen  kann  und  unterstützt  die  Verbesserung  von 




hohem Brechungsindex gefüllt  sind. Bis dato wurden diese nur  selten  für Verbesserung 
der  SPR – Technik  eingesetzt.  Grundsätzlich  ist  die  SPR  Spektroskopie  eine  labelfreie 
Methode, die es erlaubt, Bindungsereignisse  in Echtzeit  zu verfolgen, erreicht aber  ihre 
Grenzen, wenn  sehr  kleine Brechungsindexänderungen direkt bestimmt werden  sollen, 
wie es z.B. bei kleinen Molekülen (< 400 Da) oder sehr niedrigen Analytkonzentrationen 
der  Fall  ist.  Deshalb  wird  häufig  ein  zusätzlicher  Bindungsschritt  mit  einem 
Verstärkungslabel benötigt, das das SPR Signal erhöht. Hierbei bewährten sich bisher Gold 
und Magnetit Nanopartikel (NPs), da die lokalisierten Oberflächenplasmonen der Au NPs 
sowie  der  hohe  Brechungsindex  und  Oberflächenbelegung  der  Magnetit  NPs  die 
Leistungsfähigkeit  des  SPR  deutlich  verbessern  können.  Allerdings  zeigen  diese 
Materialien  klare  Nachteile  in  Bezug  auf  kolloidaler  Stabilität,  der  Komplexität  der 
Oberflächenmodifizierung  und  der  Regulierbarkeit  des  Verstärkungsfaktors  (VF).  Die 
Ergebnisse der hierin enthaltenen Studien zeigten, dass Liposomen die  ideale Wahl sind, 
um  jene  Limitierungen  zu  überwinden.  Streptavidin,  das  an  eine  biotinylierte  SPR 
Oberfläche bindet, rief nur sehr geringe Signaländerungen hervor, die durch den Einsatz 
von  Liposomen  immens  verstärkt  und  damit  detektierbar  gemacht  wurden.  Der 
Verstärkungsfaktor  hing  stark  vom  Brechungsindex  der  eingekapselten  Lösung  ab  und 
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kann  dadurch  an  die  entsprechenden  Anforderungen  einer  analytischen  Fragestellung 
angepasst werden.  Bei  der  Verwendung  von  500 mM  Saccharoselösung  innerhalb  der 




das  große  Potential  von  Liposom‐basierter  SPR – Signalverstärkung  heraus  und  zeigte 











Chapter  1  provides  an  overview  of  the  growing  field  of  nanomaterials  for  signal 
enhancement in (bio)sensor and assay development. Two major trends can be identified: 
(I)  Nano‐sized  particles  including  liposomes  are  utilized  as  amplification  labels  and 
improve the sensing performance through their unique physical and chemical properties. 
(II)  The  well‐established  strategy  of  enzymatic  signal  enhancement  is  extended  by 
nanomaterials  due  to  their  large  surface  areas  that  can  carry  immense  amounts  of 
enzyme molecules.  Thus,  nanomaterials  offer  numerous  new  developments  for  signal 
amplification  in  (bio)analytical  systems, which  are  needed  for  ultimate  sensitivity  and 
specificity  to  solve  challenging  analytical  tasks  such  as  in  single‐molecule  detection, 
clinical diagnostics, food safety and environmental protection. 
 
Liposomes  are  ubiquitously  used  in  drug  delivery  applications  as well  as  in  analytical 
assays for signal amplification. Here, the understanding and consequent minimization of 
non‐specific binding  is a critical task. To address this challenge (Chapter 2) two types of 
highly  stable, anionic  liposomes with varying negative  surface charge are prepared and 
characterized. The  types of  liposomes were  chosen as  they are  favorably used  in high‐
performing  sensing  approaches.  Their  binding  behavior  to  alkane  thiol modified  gold 




using  liposomes  (Chapter  3)  was  developed,  in  order  to  improve  one  of  its  major 
limitations,  i.e.  the  reliable  detection  of  small  molecules  as  well  as  low  analyte 
concentrations. For  this purpose,  liposomes  that bear biotin on  their outer  surface and 









liposome  technology  are  critically  analyzed.  The  main  advantages  of  liposomes  in 
(bio)analytical  applications  such  as  excellent  colloidal  long‐term  stability,  large 
enhancement  factors  and  simple  surface  functionalization  are  discussed  and 
counterbalanced  with  perceived  disadvantages  such  as  increased  assay  time  and 










directly  integrated  into  the biorecognition process. Nanomaterials are  increasingly used 
for  this  purpose,  as  their  small  size  provides numerous  unique  properties.  This  review 
identifies recent trends  in (bio)analytical sensing and discusses the use of nanomaterials 
as  signal  enhancement  tags  and  as  carriers  in  enzymatic  amplification  enabling 
significantly higher performance compared  to  traditional assays. Gold nanoparticles are 
one  of  the  most  established  amplification  tools  and  still  play  a  major  role  in  the 
development of highly sensitive (bio)assays. These are based on signal enhancement for 
detection approaches that range from colorimetric over plasmonic and electrochemical to 
mass  spectrometric  systems. We  also discuss  the opportunities of other nanomaterials 
such  as  nanocomposites  including  carbon  nanotubes  and  graphene,  magnetite 
nanoparticles,  polymeric  nanomaterials,  liposomes  and  quantum  dots  that  are 













Nanomaterials  have  earned  increasing  attention  in  recent  years  in  analytical  and 
bioanalytical  applications  including  small  species  analysis,  clinical  diagnostics,  point‐of‐
care testing, pharmaceutical and therapeutic research as well as environmental and food 
safety  monitoring  [1–4].  Due  to  their  small  size,  they  combine  various  physical  and 
chemical properties such as high surface‐to‐volume  ratios  that enable a high  loading of 
receptor  or  signaling molecules  [5,6]  as  well  as  special  optical  [7–9],  electrochemical 
[10,11] or magnetic characteristics [12,13]. Therefore, nanomaterials are extensively used 
for  signal  amplification  in  countless  sensing  approaches.  The  great number of  recently 
published reviews accounts for the global interest in this field of research. Ju et al. [1] and 
Chen  et  al.  [14]  cover  the  use  of  nanotailored materials  in  biosensing  and  biomarker 




and are ubiquitously utilized  to enhance  the  signal  in optical  [1,14,17], electrochemical 
detection  [10–12],  or  surface  plasmon  resonance  [8]  detection.  Especially  gold 
nanoparticles (NPs) [3,7], magnetic nanoparticles [12,13] and liposomes [6] have been in 
the  focus  of  interest  and  show  great  promise,  because well‐established  synthesis  and 
surface  functionalization protocols allow highly reproducible and versatile application  in 
various  assays  as  signal  amplification  tools.  In  addition,  nanomaterials  provide  several 
current and  future challenges  for  researchers, especially  regarding  the  improvement of 
colloidal  stability  [3,9],  biocompatibility  [1,4],  and  potential  upscaling  for  (commercial) 
mass production [14]. 
In  this  review, we emphasize  the most  recent developments  in nanomaterials used  for 
signal  amplification  in  (bio)analytical  applications.  Covering  the  most  promising 
publications  from  2013  to  2015, we  show how well‐established nanomaterials  such  as 
gold NPs are  increasingly popular and effective  for  the  improvement of novel analytical 





their  unique  physical  and  chemical  properties  (e.g.  the  plasmonic  color  of  gold 
nanoparticles)  contribute  strongly  to  amplified  signal  detection.  Additionally,  their 
intrinsic high surface area enables the immobilization of a large number of receptors that 
ensures  binding  to  the  target  analyte.  (II)  The well‐established  protocol  of  enzymatic 
signal amplification  (e.g. by horseradish peroxidase)  is expanded by nanoparticles. They 












Using  nanostructured  and  nano‐sized  materials  –  primarily  nanoparticles  –  as  signal 
enhancing  labels  is a common strategy to  improve sensor performance, as  it utilizes the 
intrinsic  properties  of  the  nanoparticles  such  as  color  [18],  plasmonic  effect  [19], 
luminescence [20], high mass [21], but also many others. There are numerous materials 
suitable  for generating nanostructures, but gold  is  still by  far  the most often described 
one and will therefore be discussed here first [3]. 
2.1. Gold nanoparticles‐amplified sensing approaches 
Gold NPs are commonly used as  signal amplification  labels  for various kinds of  sensors 
and assays. After their first description  in  immunochemistry by Faulk and Taylor  in 1971 
they  have  since  long  been  used  also  in  commercial  analytical  devices  based  on  e.g. 
sandwich  immunoassays or  lateral  flow assays  [1,3,7]. Recent publications clearly  focus 
primarily  on DNA  hybridization  or  aptamers  as  recognition  element,  but  also  standard 
immunochemistry  is  still  used  for  the  development  of  highly  sensitive  assays  for 
biologically  relevant  targets. Nanospheres  in  the size  ranging  from 15 – 150 nm can be 
easily  prepared  following  the  well‐established  Turkevitch  protocol  where  HAuCl4  is 
reduced with citrate  in boiling water  [8]. However, not only spheres but also  rods  [19], 
clusters  [22]  and  core‐shell  [23]  particles  have  been  utilized  as  amplification  tags,  as 
anisotropy or  the  combination of materials  can  lead  to even  further  improvement. An 
overview  over  the  recent  advances  using  gold  nanostructures  as  signal  enhancing 
material can be found in Table 1. They have long been and are still very prominently used 
for  colorimetric  detection  [3],  but  newer  approaches  also  take  advantage  of  the 







Detection method  Detection principle  Assay approach  Analyte  Limit of detection  Ref. 






Chelation of heavy metal ions with DNA  Mercury (II) ions 1.6 pM [25] 
Lateral flow assay  Phospholipase A2 1 nM [26] 
Aflatoxin B1 0.5 nM [27] 
Surface plasmon resonance Aptamer sandwich assay Thrombin 0.1 aM [19] 
Sandwich immunoassay Human cardiac myoglobin 10 pM [28] 




amplification  Thrombin  0.78 aM  [21] 
Fluorescence Sandwich immunoassay 17β‐estradiol 23 fM [20] 





















detection  [18–21,24–32].  The  simplest  detection  principle  utilizes  the  colorimetric 
readout of  the plasmonic band of  the Au NPs  [18,24–27].  In a DNA hybridization assay, 
circuits  of  DNA  –  as  found  in  the  hybridization  chain  reaction  (HCR)  or  the  catalyzed 
hairpin assembly (CHA) – were detected by  intensity changes of the gold NP absorption 
maximum  induced by the periodically ordered  linkage of the nanoparticles to the target 
DNA  [18].  In  addition  to  the  identification  of  size‐dependent  signal  amplification,  the 
authors discovered that a 13 nm diameter of NPs worked best for this novel assay format 
compared to  larger sizes and  limits of detection as  low as 200 pM DNA circuits  for HCR 
and 14 pM  for CHA were achieved. A similar approach detected point mutations  in  the 
Kirsten  rat  sarcoma viral oncogene homologue gene, as  they are  important diagnostics 
markers  for  cancer  [24].  The  nanoparticles  bind  to magnetic  beads  in  presence  of  the 
matching  target  DNA,  but  do  not  bind  when  the  strands  contain  point  mutations 




signals of Au NPs  can  lead  to  further decreased  LODs  [25]. Here, DNA‐conjugated gold 
nanospheres  of  two  different  sizes  were  used  simultaneously  for  the  rapid  and 
ultrasensitive sensing of mercury  (II)  ions  in aqueous solution via the specific thymine – 
mercury (II) – thymine bond with a LOD to 1.6 pmol L‐1 Hg2+ in comparison to 93 pmol L‐1 
when  using  Au  NPs  of  only  one  size.  A  clever  approach  applying  traditional 
immunochemistry and taking advantage of the intense red color of Au NPs, was shown by 
the group of Stevens. They were able to develop a lateral flow assay for phospholipase A2 
[26]. The enzyme cleaves  lipids  in the  lipid bilayer of a  liposome and releases a polymer 
linker  that  leads  to a multivalent nanoparticle network on  the  test strip using  the well‐
known  biotin‐streptavidin  interaction.  With  this  approach  a  phospholipase  A2 
concentration of 1 nM was detectable with bare‐eye readout. The well‐known concept of 
a lateral flow assay for aflatoxin B1 with Au NP colorimetric detection was improved by a 
factor of > 10 by  the addition of secondary antibodies  to  the gold nanospheres  [27], as 





Figure  2.  Discrimination  of  the  cancer‐related  mutation  35G>A  in  Kirsten  rat  sarcoma  viral 
oncogene  homologue  gene.  (A)  Bare‐eye  discrimination  of  point  mutation  35G>A.  (B) 






point‐mutated  targets,  only  rare  Au  NPs  bind  the magnetic  beads.  (G)  Transmission  electron 





The phenomena of  localized  surface plasmons  (SPs) generated by gold nanoparticles  is 









[21].  The  LOD  of  0.78  aM  is  also  very  low  and  it  was  shown  that  the  assay  can  be 
transferred to quartz crystal microbalance technique with essentially the same sensitivity. 
Instead of using aptamers as recognition element, Archakov et al. enhanced a traditional 
sandwich  immunoassay  for  human  cardiac myoglobin with  Au  NPs, which  is  an  early 





testosterone  can  be  sensed  at  concentrations  as  low  as  0.17  nM  by  facilitating  a 
competitive  immunoassay  with  antibody‐conjugated  gold  nanospheres  as  competitors 
[29]. They also controlled the surface chemistry of the NPs in close detailed for optimized 
colloidal  stability  of  their  enhancement  labels.  These  publications  are  examples  of  the 
growing trend of nanolabel‐enhanced SPR as a viable strategy for the improvement of the 
sensing performance in (bio)analytical applications. 
In  addition  to  these  approaches  based  on  the  plasmonic  effects  of  gold  NPs,  new 
strategies have evolved utilizing this nanomaterial for the immobilization of a fluorescent 
dye [20,30,31] on the one hand, or the chirality caused by heterodimers of gold and silver 
NPs  [32] on  the other. Very  low concentrations of 17β‐estradiol  (23  fM) – a prominent 
female  sex  hormone  –  were measured  by  a  sandwich  immunoassay  followed  by  the 











rather  unexpected  effect  of  generating  chirality was  discovered  by  Kotov  et  al. when 
building  gold  and  silver nanoparticle pairs  via  a  sandwich  assay  [32].  This effect  led  to 
changes in the circular dichroism spectra and allowed the extremely sensitive detection of 
proteins at zeptomolar levels.  
Finally, beyond  these  innovative optical approaches, novel amplification  strategies with 
electrochemical  detection  based  on  gold  nanoparticles  have  been  developed  [22,33]. 
Again, DNA and aptamers are the favored recognition elements for these assays. A breast 




nanospheres  that possess additional hydrazine  functionalities on  the surface  [33]. After 
NP  binding,  silver  ions  are  reduced  by  the  hydrazine  forming  an  Ag  shell  around  the 
spheres  that  is  consecutively  stripped  away  by  electrochemical  means  allowing  the 
detection  of HER2 with  a  LOD  of  37  fg mL‐1  as well  as  the  distinction  between HER2‐
positive  breast  cancer  cells  and  HER2‐negative  cells.  A  very  different  approach  that 
concludes this overview of sensing techniques with Au NPs as amplification tags is based 
on  mass  spectrometry  [34].  Glycosylated  proteins  are  separated  with  boronic  acid‐
functionalized magnetic beads followed by covalent attachment of gold nanoparticles to 









as non‐specific binding  [19] or  limited colloidal  long‐term stability  [3]. Additionally, gold 
nanoparticles  are  described  as  highly  biocompatible  [26,30],  but  nevertheless 
nanomaterials can enter the body and cause health risks such as inflammation or foreign 




other  nanomaterials  evolved  recently,  especially  with  optical  and  electrochemical 
detection  utilizing  material  properties  that  cannot  be  found  in  Au  NPs  such  as 
fluorescence  or  electrochemiluminescence.  The  most  promising  approaches  are 
summarized (Table 2). 
Alternative  materials  can  be  a  great  asset  when  using  fluorescence  detection,  as 
elaborate surface modification were necessary  for Au NPs to add  luminescence  [19,30]. 
Liposomes,  for example, are able  to encapsulate a  large amount of  signaling molecules 
inside  their  inner  cavity  that  lead  to  significant  signal  enhancement  upon  release  [5]. 
These  already  very  promising  features  can  be  even  further  amplified  by  additionally 
introducing magnetic nanoparticles into the liposomes [34]. In a DNA hybridization assay, 
the application of a magnetic field draws the liposomes to the surface where the target is 
present  avoiding  diffusion  limited  responses.  This  consequently  enhances  the 
performance of the assay by reducing required reaction times and  lowering the  limit of 














Quantum dots Sandwich immunoassay Cancer biomarkers < 1 aM [36] 
Quantum dot‐containing 


























nanoparticles  Aptamer sandwich assay  Thrombin  0.1 nM  [23] 
Sucrose encapsulating 


















Quantum  dots  (QDs)  are  very  small,  highly  luminescent  nanoparticles  made  of 
semiconductor materials  that  are  prominently used  as  signal  amplification  tags  due  to 
their  high  brightness.  However,  large  amounts  of  QDs  are  required  for  high  signal 
amplification [36–38]. This can be achieved by surface engineering of the QDs followed by 
a  biological  self‐assembly  step  [36].  Improved  colloidal  stability  and  strengthened 
resistance against non‐specific adsorption was achieved by partially coating the QDs with 
zwitterionic ligands. With this clever strategy, it is possible to detect subattomolar levels 
of various cancer biomarkers  in a sandwich  immunoassay, whereas  the assay  times are 




very  low  concentrations. Again,  the  assay  times were  significantly  shorter  than  that of 
commercial ELISA kits with comparable sensitivity. A very  innovative approach to detect 
oligonucleotides  uses QDs  immobilized  on  the  surface  of  silica  nanospheres  as  Förster 
resonance  energy  transfer  donors  and  Au  NPs  as  acceptors  that  even  enables 
multiplexing through different kinds of QDs [39]. However, the relatively high cytotoxicity 
of QDs remains still an unresolved issue that still strongly limits their in vivo use. 
Up  to now,  it  is  still  very  challenging  to universally monitor  tumor  tissue  regardless of 







Figure  3.  Synthesis  and  characterization  of  ultra  pH‐sensitive  (UPS)  nanoprobes.  (a)  Structural 
composition  of  two  types  of  nanoprobe,  UPSe  and  UPSi,  with  pH  transitions  at  6.9  and  6.2, 
respectively.  The  UPSe  is  specifically  designed  to  activate  in  acidic  tumour  extracellular  fluid 
(pHe = 6.5–6.8).  The  UPSi  can  be  activated  inside  acidic  endocytic  organelles  (for  example 




pH  response  of  a  small  molecular  pH  sensor  with  a  pKa  of  6.9  based  on  the  Henderson–
Hasselbalch equation. For UPS, the pH response (ΔpH 10−90%) is extremely sharp (<0.25 pH unit 
between  ON/OFF  states)  with  >100‐fold  signal  amplification.  In  contrast,  small molecular  pH 
sensors require 3 pH units for a comparable signal change. (c) Fluorescent images of UPSe–Cy5.5 







One major disadvantage of  fluorescence detection  is  the high background  signal often 
encountered in biological samples. An emerging detection technique that overcomes this 
limitation  is  electrochemiluminescence  (ECL)  [47],  as  excitation  is  achieved  by 
electrochemical  reaction  rather  than  illumination.  Albeit  very  promising,  signal 
amplification tags are still necessary for highly sensitive  immunoassays with ECL readout 





New materials  are  also explored  in  the  field of  surface plasmon  resonance  in order  to 




amplification  tags  for  small  protein  detection  [23].  Gold  capping  also  improved  the 
stability and biocompatibility properties of the magnetite particles. Although the absolute 
limit of detection for the exemplary analyte thrombin is higher than for other approaches 
using Au NPs,  this assay  is easier and  faster  to handle, as  it  lacks  the need of a second 
labeling  step  [19]  or  of  a  rolling  circle  amplification  step  [21].  In  order  to  increase 
versatility,  colloidal  stability  and  biocompatibility,  the  previously mentioned  liposomes 
were  also  used  in  SPR  technique  [43].  Encapsulating  high  refractive  index  sucrose 
solutions and using these liposomes in a sandwich immunoassay for streptavidin as model 
analyte  it  was  possible  to  improve  the  LOD  by  a  factor  of  30  in  comparison  to 
non‐amplified  detection.  With  electrochemical  detection,  sandwich‐type  assays  were 









pave  the way  for broad  application of nanomaterials  as  signal enhancement  tools  in  a 
wide variety of detection approaches. Novel  investigations though  include not only gold 
as material  but  also  increasingly  new  nanomaterials with  other,  unique  properties  for 
signal  amplification  that  soon  will  find  equally  strong  application  in  (bio)analytical 







immunoassays  with  enzyme‐mediated  signal  amplification  [15].  However,  only  one 
enzyme  binds  to  one  analyte  molecule  in  a  standard  ELISA,  which  often  leads  to 
limitations in sensitivity or to considerably long assay times until enough signal molecules 
are generated. Here, nanomaterials can elegantly contribute to the  improvement of this 
concept,  as  they  can  bind  many  recognition  and  enzyme  molecules  on  only  one 
nanoparticle that binds to the analyte [15]. As before, the well‐known gold nanoparticles 
are a standard nanomaterial used for this strategy [3]. The recent advances in this field – 







Detection method  Detection principle  Enzyme  Assay approach  Analyte  Limit of detection  Ref. 
Optical  Colorimetry  Horseradish 
peroxidase 
Sandwich immunoassay  κ ‐casein 4.2 ng mL‐1 [48]  
Sandwich immunoassay  Respiratory syncytial virus 0.5 pg mL‐1 [49] 







Sandwich immunoassay  Escherichia coli O157:H7 100 CFU mL‐1 [52] 



















Sandwich immunoassay  Procalcitonin 0.5 pg mL‐1 [59] 





Alkaline phosphatase DNA/RNA hybridization assay MicroRNA 3 fM [62] 
Glucoamylase Aptamer assay  Thrombin 10 pM [63] 
Cyclic voltammetry  Horseradish 







Sandwich immunoassay  Brevetoxin B  0.6 pg mL‐1  [65] 
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The  most  direct  approach  for  the  improvement  of  the  standard  ELISA  is  to  simply 
exchange  the  antibody‐horseradish  peroxide  (HRP)  label  with  a  Au  NP  carrying  the 
enzymes and recognition elements, but keeping the colorimetric readout of the enzyme‐
induced color reaction  [48,49]. With  this strategy, a 10‐fold  improvement was achieved 
for  the  detection  of  κ‐casein  in  bovine  milk  samples  [48]  and  a  NP‐enhanced  ELISA 




times  lower  than  the LOD of a comparable micro‐sized magnetic bead assay with HRP‐





immobilized  biomolecules was  optimized  that AuNPs were  able  to withstand  solutions 
with  high  salt  concentrations  which  usually  would  lead  to  aggregation.  For  all  those 
approaches  the  Au  NPs  were  modified  by  simple  adsorption  of  the  enzymes  to  the 







peroxidase  and  antibody with  a  high  enzyme‐to‐antibody  ratio  for  the  highly  sensitive 
detection of chloramphenicol in fish and duck samples [54]. 
Enzyme  reactions  are  not  only  used  to  generate  colored  products  for  a  colorimetric 
readout via HRP, but also to induce an ECL signal in the presence of luminol by generating 
H2O2  via  oxidases  [55,56].  The  performance  of  assays  using  this  detection  principle  is 
significantly  improved  by  using  Au  NPs  as  enzyme  carriers,  as  much  more  H2O2  is 










order  to  transfer  the  immunoassay  concept  into  microfluidics,  one  faces  several 
challenges  such as  the elaborate handling of minute volumes of  reaction  solutions and 
very  short  path  lengths  for  optical  detection  limiting  sensitivity  [7,57,58].  Therefore, 
signal amplification with nanomaterials helps improving such devices significantly. Zhang 
et  al.  developed  a  DNA  hybridization  assay  for  carcinoembryonic  antigen  gene  and 
colorectal  cancer  cells  [57]  as  well  as  an  aptamer‐based  measurement  scheme  for 
adenosine and cocaine  [58] with  fluorescence detection  that utilize HRP‐conjugated Au 
NPs  and  streptavidin‐modified  quantum  dots  in  a  microfluidic  channel.  They 
demonstrated that their sensitivity is significantly higher (up to 1000‐fold) than in off‐chip 
tests.  
For  electrochemical  detection,  the  combination  of Au NPs with  enzymes  provides  two 
advantages – the high electrocatalytic activity of the particles themselves plus a second 
enhancement due  to  the enzymatic  reaction  [10]. Employing  this  strategy  for  sandwich 
immunoassays  [59,64]  as  well  as  assays  based  on  aptamers  [60,63]  or  DNA/RNA 
hybridization  [61,62] resulted  in the highly sensitive detection of  inflammatory  [59] and 
tumor markers  [60],  oligonucleotides  [61,62],  thrombin  [63]  or  the  food  contaminant 


















Figure  4.  (A)  Differential  pulse  voltammetry  curves  of  (a)  10  pM  target  with  streptavidin  – 
horseradish peroxidase (SA‐HRP) – scaffolded – gold nanoclusters (GNCs), (b) 10 pM target with 
SA‐HRP and (c) blank with SA‐HRP‐scaffolded‐GNCs. Inset: the corresponding peak currents. Error 













Detection method  Detection principle  Nanomaterial  Enzyme  Assay 

























































Highly  sensitive  ECL  detection  requires  the  presence  of  both  an  ECL  reactant  and 
coreactant  in  sufficient  amounts  [47].  Chai  et  al.  used  the  very  large  surface  area  of 
carbon nanotubes  coated with  gold  and palladium nanoparticles  to  immobilize  a  great 




The advantage of  large  surface‐to‐volume  ratios  for  the  immobilization of enzymes has 
also been employed with other novel nanomaterials and nanocomposites to amplify the 
electrochemical  signal  in  sandwich  immunoassays  [68–71].  For  example,  mesoporous 
silica particles were coated with magnetite nanospheres and loaded with HRP resulting in 
the detection of α‐fetoprotein at concentrations as low as 4 pg mL‐1 [68], which is a higher 















Nanomaterials  offer  versatile  opportunities  for  signal  amplification  in  (bio)analytical 
systems.  Nano‐sized  gold  particles  have  been  used  for  decades  as  signaling means  in 
sensors  and  (bio)assays,  yet  new  discoveries,  new  assay  formats,  new  detection 
29 
 
approaches and new applications are  still going  strong  in  scientific  research with more 
than 1,000 publications  found  in the Web of Science Database using the keyword “gold 
nanoparticle  assay”  in  2013  –  2015  alone. When  originally  used  for  absorbance‐based 
detection,  transduction  principles  ranging  from  surface  plasmon  resonance  to 
electrochemistry and mass spectrometry demonstrate ever growing possibilities  for  the 
integration  into analytical systems. The current  trend  thus also emphasizes  their use  to 
answer  complex  analytical questions  such  as  cancer  and pathogen detection  at  lowest 
limits  of  detection,  and  their  integration  into  lab‐on‐a‐chip  devices  and  point‐of‐care 
systems. 
New  nanomaterials  and  nanocomposites  such  as  the  combination  of NPs with  carbon 
nanotubes or graphene are being introduced to hone in on further improvements that are 




as  (bio)analytical sensors are needed  for ultimate sensitivity and specificity  to solve  the 
challenging analytical tasks such as in single‐molecule detection, clinical diagnostics, food 
safety  and  environmental  protection.  Although  there  have  been  remarkable 
improvements and new discoveries over  the  last  three years, major  challenges  such as 
overcoming  limited  colloidal  (long‐term)  stability or  increasing biocompatibility  are  still 
very  hot  topics  and  require  further  studying.  In  addition,  the  vast  majority  of  the 
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any  specific  and  efficient  sensor.  Liposomes  with  varying  degree  of  negative  surface 




carboxyl‐  or methyl‐terminated  surfaces,  especially when  pairing  COOH  groups  on  the 
sensor surface with COOH groups on the liposomes. In contrast, OH‐groups on the surface 
did surprisingly not lead to decreased non‐specific binding. Notably, it was shown that the 





















very  powerful  signal  amplifiers  in  heterogeneous  binding  assay  formats  where  DNA‐
tagged  liposomes  were  capable  of  enhancing  sensitivity  and  reducing  assay  times 
simultaneously. Further, vesicles encapsulating quantum dots [10] and when paired with 
high  binding  biorecognition  elements  such  as  ganglioside  receptors  [11,12]  enable 
attomolar  detection  of  DNA without  target  amplification.  Additionally,  liposomes with 
high refractive  index encapsulants have been demonstrated to significantly enhance the 
signal in surface plasmon resonance (SPR) spectroscopy [13]. 
In  the  field  of  drug  delivery,  a  controllable  hydrophilic / hydrophobic  system  [14] was 
developed  using  electrospun  vesicles  as  transporters.  Furthermore,  magnetic 
nanoparticles have been shown  to support  lipid bilayers and  to  increase  the efficacy of 
unmodified doxorubicin  [15]. Maina et al.  [16] demonstrated  that high protein  loading 




growing  field  in  (bio)analytical  research – high  surface  areas  are encountered  that  can 
lead to increasing non‐specific adsorption [17] and needs to be avoided by clever surface 
engineering  strategies.  Here,  mechanistic  understanding  of  the  binding  processes  is 
crucial  for  the  optimization  of  sensors  as  well  as  therapeutic  applications  based  on 
liposomes, where high efforts in liposome engineering are made to maximize the uptake 
of a drug for the desired target [4]. Therefore, it is of high importance to know how much, 
how  fast  and  how  strong  the  vesicles  bind  to  the  target  surface  specifically  and  non‐
specifically. 
Liang  et  al.  [18]  investigated  the  effect  of  flow  rate  and  water  content  on  targeted 
liposome  interactions  via  surface  plasmon  resonance  (SPR)  spectroscopy  and  quartz 







supported  lipid  bilayers,  whereas  polyethylene  glycol‐based  thiol‐surfaces  lead  to 
supported vesicular  layers. These findings are of high  importance when using  liposomes 
as carriers for drugs [3,20] or signal molecules [9] that should be released in a controlled 
manner.  Recently,  Calver  et  al.  [21]  were  able  to  monitor  lipid  membrane‐surface 
interactions  such  as  liposome  adsorption  and  deformation  using  single‐particle 
fluorescence of conjugated poly[5‐methoxy‐2‐(3‐sulfopropoxy)‐1,4‐phenylenevinylene on 
SiO2 nanoparticles. 
Extensive  studies of  lipid vesicle adsorption and  supported  lipid bilayer  formation have 
been  performed  by  the  groups  of  Reviakine  [22,23],  Richter  and  Brisson  [24,25]  and 
Kasemo  [26–28].  They  studied  the behavior of  liposomes on  sensor  substrates  such  as 
SiO2  [26–28], TiO2  [22,27], gold  [26–28] or mica  [24,25]  that contributed significantly  to 
the  general  understanding  of  liposome  binding  to  standard  sensor  substrates  of  SPR, 
QCM and atomic force microscopy and the conditions for a bilayer formation. 
However,  studies  are missing  investigating  binding  interactions with  the  predominant 
surface modifications applied in (bio)analytical assays and sensors, e.g. surfaces modified 
with  terminal  carboxyl  or  hydroxyl  groups.  Yet,  this  knowledge will  lead  to  optimized 
surface  conditions  that  contribute  to higher  selectivity  and  reusability.  In  addition,  the 
liposome formulations used in the previous studies differ clearly from those used in high‐




stable  anionic  liposomes  and  surfaces  with  varying  negative  surface  charge  and 
hydrophilicity  (Figure 1). We  focus on  this  type of  liposomes, as  it  is  favorably used  in 






liposomes  favors  their use  in bioassays. The  vesicles were  characterized  in  close detail 
regarding  size  and  surface  charge.  The  binding  studies  were  performed  with  SPR 
spectroscopy that has been shown to be the  ideal tool for  label‐free monitoring of such 
interactions  in  real‐time  resolution  [18,19,32].  Further,  the  influence  of  varying 
temperature on the binding behavior was analyzed. With our work, we will broaden the 
knowledge  on  liposome  –  solid  surface  interactions  that we  think will  benefit  a wide 










(1‐glycerol)]  sodium  salt  ,  N‐glutaryl‐1,2‐dipalmitoyl‐sn‐glycero‐3‐phosphatidyl‐
ethanolamine, and the extrusion membranes as well as the extrusion kit were purchased 
from  Avanti  Polar  Lipids  (Alabaster,  AL,  USA).  4‐(2‐Hydroxyethyl)piperazine‐1‐
40 
 
ethanesulfonic acid  (HEPES),  sodium azide, cholesterol, phosphotungstic acid  (PTA), 11‐
mercaptoundecanoic  acid,  11‐mercaptoundecanol,  and  1‐mercaptoundecane  were 
obtained  from  Sigma‐Aldrich  (Taufkirchen,  Germany).  11‐Mercaptoundecyl  amine 
hydrochloride  was  purchased  from  ProChimia  Surfaces  (Sopot,  Poland).  All  further 
chemicals in these experiments were ordered from VWR (Darmstadt, Germany). 
2.2. Preparation of liposomes 
The  liposomes were  prepared  according  to  a  slightly modified  protocol  developed  by 
Edwards et al.  [33]. DPPC, DPPG and cholesterol  (40.9:20.1:51.7  μmol,  respectively)  for 
the  untagged  liposomes,  and  DPPC,  DPPG,  cholesterol  and  N‐glutaryl‐DPPE 
(40.9:20.1:51.7:7.3 μmol, respectively) for the  liposomes with additional COOH‐tag were 
dissolved  in  an  organic  solvent  mixture  consisting  of  3  mL  chloroform  and  0.5 mL 
methanol,  and  sonicated  for  1 min  in  a  sonication  bath  (Bandelin  Sonorex  Digitec  DT 
255 H) at 45 °C for homogeneous mixing. A 45 °C salt solution (2 mL of 300 mmol∙L‐1 NaCl) 
was  added  to  the  lipid mixture  and  then was  again  sonicated  for  4 min.  The  organic 
solvent was  removed at 45  °C and 380 mbar  for 20 min using a  rotary evaporator. The 
mixture was then vortexed before and after a second addition of 2 mL 45 °C 300 mmol∙L‐1 
NaCl. The flask was returned to the rotary evaporator for 20 min at 45 °C and 380 mbar 
and  then  for 20 min at 280 mbar. The crude  liposome dispersion  is  further extruded at 
50 °C  21  times  through  1.0  μm Nucleopore membranes  (Whatman,  Florham  Park, NJ, 
USA), followed by 21 times through 0.4 μm membranes. The liposomes were purified via 
size‐exclusion  chromatography  with  Sephadex  G‐50  in  a  15  ×  1.6  cm  column  at 
∼4 mL∙min‐1  using  HEPES‐saline‐sucrose  buffer  (HSS;  10 mmol∙L‐1  HEPES,  200 mmol∙L‐1 







For  transmission  electron microscopy,  the  purified  liposome  dispersions  were  diluted 
1:10  in  HEPES‐saline  buffer  (10  mmol∙L‐1  HEPES,  200  mmol∙L‐1  sodium  chloride, 
1.5 mmol∙L‐1  sodium azide at pH 7.5). A carbon‐coated copper grid was covered with a 
2 μL drop of  the  suspension  for 90  s. After  removing  the excess  liposomes by washing 
with 5 µL of 8.7 mmol∙L‐1 PTA aqueous solution,  the vesicles  left on  the TEM‐grid were 
negatively stained [34] with a 5 μL drop of 8.7 mmol∙L‐1 PTA aqueous solution for 30 s in 
order  to  enhance  the  TEM  contrast.  The  excess  staining  solution was  removed with  a 
filter  paper.  Transmission  electron  micrographs  were  acquired  with  a  transmission 








The electrophoretic mobility of  the  liposomes was measured with  the 1:100 dilution  in 
HEPES‐saline  buffer.  A  Folded  Capillary  Cell  (Malvern  DTS1070)  was  charged  with 
approximately 800 μL of the liposome dispersions and equilibrated to 25 °C for 120 s. The 
mean  electrophoretic mobility was  determined  by  laser  Doppler  velocimetry with  the 
Zetasizer  nano  series.  The  Smoluchowski model was  employed  to  determine  the  zeta 
potential of the dispersions [35]. 
For  the  determination  of  the  phospholipid  concentration  of  liposomes,  inductively 
coupled plasma – atomic emission spectroscopy (ICP‐AES) was used. A volume of 20 μL of 
liposomes was diluted in HNO3 (c = 0.5 mol∙L‐1) to a total volume of 3 mL. The mixture was 
vortexed and  sonicated  thoroughly. Phosphorus  standard  solutions were prepared with 
concentrations of  1,  5,  10,  25,  50  and  100  μmol∙L‐1 phosphate  in  0.5 mol∙L‐1 HNO3  for 









The  electrodes  were  then  immersed  in  200  μmol∙L‐1  ethanolic  solutions  of  11‐
mercaptoundecanoic  acid,  11‐mercaptoundecanol,  1‐mercaptoundecane,  or  11‐






ethanolic  solutions  of  11‐mercaptoundecanoic  acid,  11‐mercaptoundecanol, 
1‐mercaptoundecane,  or  11‐mercaptoundecyl  amine  hydrochloride  for  a minimum  of 
20 h in order to form a SAM on the gold surface. The chips were then rinsed with ethanol 
and  dried  under  nitrogen  flow.  The  SPR  measurements  were  performed  with  a  two 
channel  SPR  device  (Mivitec Biosuplar  321,  Sinzing, Germany)  at  ambient  temperature 
with 640 nm  laser excitation and equipped with a  flow cell of a total volume of approx. 
50 μL  per  channel.  Flow  rate was  adjusted  to  200  μL∙min‐1.  The measurements were 
performed at  a  fixed  angle by  read‐out of  the  change of  the  intensity of  the  reflected 
light. After calibration of the measured signal intensity with sodium chloride solutions of 
known  refractive  index,  liposome  dispersions  were  diluted  to  phospholipid 
concentrations of 1, 5, 10, 25, 50,  and 100 μmo∙L‐1 with degassed HEPES‐saline buffer. 
The dispersions were consecutively  injected with  increasing phospholipid concentration, 
each  for  20 min  followed  by  a washing  step with HEPES‐saline  buffer  for  10 min.  The 
average  signal  changes  and  errors  for  the  four different  thiol  surfaces were  calculated 
from  three  independent measurements.  For  the measurement of blank gold,  the error 
bars were obtained by  taking 3x  signal noise. For  the  temperature dependence  studies 
43 
 
the  SPR device was placed  in  a  thermally  controlled  room  at  25 °C  or  a  flow  cell with 
temperature  control was adjusted  to 37 or 50 °C  respectively. The  calibration with  the 
NaCl solutions was corrected with the adequate refractive index at these temperatures. 
3. Results and Discussion 
In  this  study,  the  binding  interactions  between  highly  stable  anionic  liposomes  with 









surface charges, causing such an  increase. Glutaryl‐tags on the  liposome surface  lead to 
higher  electrostatic  repulsion  between  the  liposomes.  As  a  consequence,  the 
incorporation of charged tags  in the bilayer membrane enables to  improve the colloidal 
stability. However,  the higher surface charge enhances  the colloidal stability  in solution 
due to better repulsion, but on the other hand  it can increase binding to the surfaces of 
opposite surface charge. 
Electrophoretic mobility measurements  confirm  the  higher  colloidal  stability.  The  zeta 
potential of COOH‐tagged liposomes (‐47 ± 3 mV) is more negative than for the untagged 
ones  (‐34 ± 3 mV). Both  types of  liposomes show extreme  long  term stability and keep 
their physical and hydrodynamic diameters as well as the high negative zeta potential for 
at  least  400  days  [36].  This  exceeds  by  far  the  colloidal  stability  of  numerous  other 
nanomaterials such as polystyrene nanospheres [37,38] or magnetite nanoparticles [39]. 
Transmission  electron microscopy  (TEM)  images  show  the  successful  formation  of  the 
liposomes that display good regularity of size and shape  (Figure 2). Deviations  from the 





Figure 2. Figure Caption. TEM  images of a 1:10 diluted dispersions of untagged  liposomes  (left) 
and liposomes with N‐glutaryl‐DPPE tag (right). Scale bars are 500 nm. 
 
The  phospholipid  concentration  was  determined  via  ICP‐AES  resulting  in  6.14  ± 
0.12 mmol∙L‐1 for the untagged batch and 11.17 ± 0.13 mmol∙L‐1 for the liposomes with N‐
glutaryl‐DPPE tag. The total lipid concentration can be calculated using the molar ratios of 
the  lipid composition  (see Experimental Section)  to 11.3 ± 0.2 and 19.7 ± 0.2 mmol∙L‐1, 
respectively.  The  total  number  of  lipids  per  liposome  is  given  by  the  following 
equation (1) [40]: 
])2()[/( 22 tddaN Ltot     (1) 
where  d  is  the  hydrodynamic  diameter  of  the  liposomes,  t  is  bilayer  thickness  of 
supposing 40 Å, and aL is the average headgroup surface area per lipid that is calculated 
to  be  42.5  Å2  by  using  for  1,2‐Dipalmitoyl‐sn‐glycero‐3‐phosphocholine  (DPPC),  1,2‐
dipalmitoyl‐sn‐glycero‐3‐[phospho‐rac‐(1‐glycerol)] (DPPG), and cholesterol the values of 
71, 45, and 19 Å2  [41,42] weighted with  the  respective mole  fraction neglecting  the N‐
glutaryl‐DPPE.  The  concentration of  liposomes was  then obtained by dividing  the  total 
lipid concentration of dispersion by Ntot resulting  in 27.7 ± 0.5 nmol∙L‐1 for the untagged 












none  170  0.16  ‐34 ± 3  6.14 ± 0.12  27.7 ± 0.5 
N‐glutaryl‐DPPE  240  0.22  ‐47 ± 3  11.17 ± 0.13  23.9 ± 0.3 
a)polydispersity index 
 
The  successful  formation  of  closely  packed  alkanethiol monolayers  on  gold  provide  an 
insulation barrier [43] for the hexacyanoferrate and can be seen in a drastic change of the 
redox peaks  in  the  cyclic voltammograms  (CV)  (Figure 3). All  four different  thiols  show 
successful formation of a self‐assembled monolayer (SAM) on the gold electrodes, as the 
surface  is blocked  for  the  redox  reaction  and  the  redox peak  currents  are  significantly 
decreased. Best blocking is exhibited by the CH3‐terminated thiol monolayer, followed by 









After  device  calibration with  sodium  chloride  solutions  of  known  refractive  index,  the 
liposome  dispersions  in  a  concentration  range  from  0  to  100  µmol∙L‐1  phospholipid 
content  (corresponding  to 0  to 453 pmol∙L‐1  total  liposome  concentration and  covering 
the concentration range usually used  in analytical applications [13,44]) were allowed an 
interaction time of 20 min with the modified sensor surface in a continuous flow system, 
























2 and 3  for both  the  simple Langmuir model  (h  fixed  to 1), which neglects cooperative 
binding  effects,  and  for  the  extended  fit, which  takes  such  effects  into  account.  The 













‐COOH  0.0104±0.0013  0.00074±0.00012  1400±200    0.9991 
‐OH  0.0094±0.0009  0.0032±0.0005  310±60    0.9924 
‐CH3  0.0013±0.0002  0.012±0.006  80±40    0.8501 
‐NH2  0.019±0.002  0.0061±0.0018  160±50    0.9730 
gold  0.0134±0.0010  0.00271±0.0003  370±40    0.9968 








‐COOH  0.014±0.010  0.0007±0.0003  1400±600  0.95±0.08  0.9989 
‐OH  0.026±0.006  0.0036±0.0006  280±50  0.71±0.02  0.9998 
‐CH3  ‐  ‐  ‐  ‐  ‐ 
‐NH2  0.0148±0.0008  0.0006±0.0005  2000±1400  1.62±0.19  0.9941 
gold  0.020±0.006  0.0035±0.0004  290±30  0.84±0.07  0.9985 
















‐COOH  0.0052±0.0019 0.0024±0.0012  400±200    0.9830 
‐OH  0.0143±0.0009 0.0030±0.0003  330±30    0.9992 
‐CH3  0.0018±0.0005 0.02±0.013  50±30    0.7174 
‐NH2  0.018±0.002  0.014±0.004  70±20    0.9791 








‐COOH  0.01±0.03  0.002±0.004  500±1000  0.9±0.3  0.9780 
‐OH  0.020±0.005  0.0029±0.0004  340±50  0.91±0.04  0.9995 
‐CH3  ‐  ‐  ‐  ‐  ‐ 
‐NH2  0.0142±0.0004 0.0028±0.0009  360±110  1.57±0.10  0.9983 
gold  0.011±0.009  0.0012±0.0005  800±300  1.1±0.3  0.9915 










gold  were  obtained.  However,  the  11‐mercaptoundecanoic  acid  induces  electrostatic 
repulsion  leading  to  a  clear  blocking  effect  (0.003  RIU) which  is  even  stronger  for  the 
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KD  =  1400 pM  for  HS‐(CH2)10‐COO‐  due  to  the  repulsive  interactions.  The  uncharged 
hydrophilic surface self‐assembled by HS‐(CH2)11‐OH results in lower KD value of 310 pM, 




loading  for  the  three  surfaces  at  infinite  liposome  concentration.  The  SAM  of  the 
hydrophobic HS‐(CH2)10‐CH3 on the other hand results in a very low ΔnD, max of 0.0013 RIU. 
This  can  be  explained  by  the  fact  that  the  Langmuir  fit  is  not  very  accurate  for  this 
hydrophobic  surface  (R2 = 0.85) due  to  the high differences  in polarity of  the  liposome 
dispersions and the sensor surface. All other Langmuir fits show R2 values of higher than 




pH  7.5.  In  accordance  to  this,  the  binding  isotherms  fitted  by  an  extended  Langmuir 
equation  indicate positively cooperative binding for –NH2 SAM, non‐cooperative binding 
in  case  of  –COOH  SAM,  negatively  cooperative  binding  for  blank  gold  and  –OH  SAM 
(Table 2). The fitting of –CH3 SAM did not converge for this model, indicating that there is 
almost  no  interactions  of  the  liposomes  with  this  surface.  In  general,  the  coefficient 










to  liposomes without this tag (‐34 ± 3 mV). The  liposome dispersions  in a concentration 
range  from 0  to 100 µmol∙L‐1 phospholipid content  (corresponding  to 0  to 206 pmol∙L‐1 
total  liposome  concentration)  were  allowed  an  interaction  time  of  20  min  with  the 
modified sensor surface in a continuous flow stream followed by a 10 min washing step to 
remove  non‐bound  liposomes.  The  concentration  dependent  non‐specific  binding 
displayed by signal change in refractive index units (RIU) was again compared for the four 




Figure 5. Refractive  index  changes  in  SPR measurements  induced by  the  interaction of anionic 
liposomes  (300 mM NaCl  encapsulant, with N‐glutaryl‐DPPE  tag) with  an unmodified  and with 












As  already  observed  for  the  untagged  liposomes,  the  dissociation  constants  obtained 
from  the  Langmuir  fits  of  the  hydrophilic  surfaces with  the  liposomes with N‐glutaryl‐
DPPE  tag decrease  from 400 pM  for  repulsive  interaction of  the  carboxyl  surface, over 
330  pM  for  the  11‐mercaptoundecanol  to  only  70  pM  for  the  strong  attractive 
interactions  of  the  positively  charged  amino  surface.  The  refractive  index  change  at 
maximum surface  loading  lies  in the range between 0.01 and 0.02 RIU for the hydroxyl‐ 
and  amino‐teminated  surface  and  is  significantly  reduced  to  0.0052  RIU  for 
HS‐(CH2)10‐COO‐  due  to  the  strong  electrostatic  repulsion.  The  differences  in  polarity 
between the liposomes and HS‐(CH2)10‐CH3 is the reason for the very low signal change at 
maximum surface loading of 0.0018 RIU and the rather low R2 value of 0.72 for the fit. All 
other Langmuir  fits  show R2 values of higher  than 0.97 assuring  the applicability of  the 
model and showing no need of more elaborate fitting curves. 
The additional negative surface charges  introduced by the N‐glutaryl‐DPPE phospholipid 
influence  the  interactions  between  the  charged  liposomes  themselves  and  as 
consequence the number of binding sites on all surfaces is reduced. When comparing the 
same  phospholipid  concentrations,  for  all  surface  modifications,  except  the  –CH3 






Figure  6.  Comparison  of  the  refractive  index  changes  in  SPR  measurements  induced  by  the 




Additional  –COOH‐tags  provide  the  possibility  for  further  functionalization  and  due  to 
slightly more negative zeta potential better colloidal stability  is achieved.  In general the 
lipid composition of  the  liposomes  is already optimized  for  long  term stability  [36]. The 
detailed  study  of  the  non‐specific  binding  towards model  surfaces,  reflecting  different 
chemical  functionalities  typically  present  in most  biomolecules  and  sensor  substrates, 
shows  that  the adhesion of  this  type of  liposomes  is only weak. Even  for  the positively 
charged  amino  surfaces  the  electrostatic  repulsion  between  the  liposomes  themselves 








encapsulant, without N‐glutaryl‐DPPE  tag) on  a –NH2  SAM modified  gold  surface  simulated  for 








Layer  Thickness / nm  εX ‐ real  εX ‐ imaginary 
Glass  Infinite (starting 
layer)  2.59  0 
Chromium [46]  3  ‐6.901  28.818 
Gold [47]  50  ‐12.555  1.1464 
Thiol  1.5  1.847  0 
Lipid bilayer  4.8  2.25  0 
300 mM NaCl  200  1.786  0 





of Kasemo et al.,  show  significantly higher non‐specific  surface adsorption and  tend  to 
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rupture  to  form  a  supported  lipid  bilayer  [26,28].  The  low  non‐specific  binding  is 
therefore afforded by overall lower binding ability and has to be taken into consideration 





and  liposomes  without  the  N‐glutaryl‐DPPE  tag  were  recorded  at  25,  37  and  50  °C 








accordance with  the  decreasing  refractive  index  of  aqueous  solutions with  increasing 
temperature  [48].  The  KD  of  the  liposome  binding  determined  by  simple  Langmuir  fit 
decreases between 25 and 50  °C  from 310 ± 60 pM  to 130 ± 50 pM  indicating  stronger 
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Figure 9. Van  't Hoff plot of  the KD values obtained  from  the  Langmuir  fits of  the  temperature 






of  the  non‐specific  binding  behavior  of  these  liposomes  to model  surfaces  as  used  in 
numerous  (bio)analytical  sensors or assays as well as point‐of‐care  testing devices. We 
showed that the binding events can be fitted to Langmuir  isotherms with high R2 values 
(> 0.97)  for hydrophilic sensor surfaces. Thus, we were able  to determine  the KD values 
and the refractive index changes at maximum surface loading for these surface/liposome 
combinations.  This  is  crucial  when  using  liposomes  as  signal  amplification  tools 
[13,17,36,44], as non‐specific binding can almost be prevented by introducing N‐glutaryl‐
DPPE  into the  liposomes and modifying the sensor surface with COOH groups. Hydroxyl 
groups  are  known  to  minimize  non‐specific  bindings,  but  we  demonstrated  that 
56 
 
liposomes  significantly  adhere  to  –OH  surfaces.  This  finding  is  important  especially  for 
miniaturized  bioanalytical  detection  systems,  such  as microfluidic  biosensors  based  on 
liposomes  [17,30] with  large  surface  areas  compared  to  the  total  volume, where  non‐
specific adsorption can cause significant problems and  leads  to high background signals 
and  low  sensing  performance. Here,  clever  surface  engineering  providing  electrostatic 
repulsion  or  opposite  polarity  enables  minimization  of  non‐specific  interactions  and 
hopefully will  lead  in  the  future  to  intelligently  blocked  sensor  surfaces  and  not  bulk‐
blocking as customarily done through polymers and proteins. We will further study these 
conditions  by  investigations  of  the  specific  binding  of  receptor modified  liposomes  to 
optimized  surfaces. We  propose  these  findings  herein  will  have  a  big  impact  on  the 
general  understanding  of  liposome  interactions  and  thus  strongly  contribute  in  the 
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One  major  goal  in  the  surface  plasmon  resonance  (SPR)  technique  is  the  reliable 
detection of small molecules as well as low analyte concentrations. This can be achieved 
by  a  viable  signal  amplification  strategy. We  therefore  investigated  optimal  liposome 
characteristics for use as signal enhancement system for SPR sensors, as liposomes excel 
not only at versatility, but also at colloidal stability and ease of  functionalization. These 
characteristics  include  the  encapsulation  of  high  refractive  index  markers,  lipid 
composition, liposome size and surface modifications to best match the requirements of 
the  SPR  system.  Our  studies  of  the  binding  of  biotinylated  liposomes  to  surface‐
immobilized streptavidin show  that  the  refractive  index of  the encapsulant has a major 
influence on the SPR signal and outweighs the influence of the thin lipid bilayer. Thus, the 
signal amplification properties of  liposomes can be adjusted  to  the  respective needs of 
any  analytical  task  by  simply  exchanging  the  encapsulant  solution.  In  this  work,  a 
maximum enhancement  factor of 23 was achieved by encapsulating a 500 mM sucrose 
solution.  Dose‐response  studies with  and without  liposome  enhancement  revealed  an 
improvement  of  the  limit  of  detection  from  10  nmol∙L‐1  to  320  pmol∙L‐1  streptavidin 


















very  low  analyte  concentrations  [1–3].  For  example,  significant  efforts  are  required  to 
distinguish between biomolecules of very similar mass such as a protein with and without 
its glycoprofile [4]. Therefore, various approaches to improve the performance have been 
investigated. One  possibility  for  signal  enhancement  is  the modification  of  the  sensor 
substrate  [5–8].  Zhai  et al.  [5] used bimetallic  silver/gold  films  and obtained up  to 2.7 
times  higher  SPR  signals  than  with  ordinary  gold  surfaces,  but  the  inferior  chemical 
stability of  silver makes  these  substrates harder  to handle. Nanohole arrays  [7] on  the 
other hand are an emerging  technique  to  improve  the  figures of merit  for SPR sensing. 
Here,  periodic  arrangements  of  holes  in  a  gold  sensor  surface  are  prepared  by 











and  achieve  signal  amplification,  numerous  approaches  using  nanoparticles  as 
amplification  tags  have  been  developed  [1,9–14].  Gold  nanoparticles  are  the  most 
commonly used material in this field of research, as their inherent plasmonic effect adds 
to the sensitivity  [9–12]. Their synthesis protocol  is well known and the particle surface 






ion‐imprinted  nanocomposites  the  group  showed  the  detection  possibilities  for  small 
alkaline‐earth  metal  ions  in  the  femtomolar  concentration  regime  [10].  Baek  et  al. 
demonstrated an enhancement strategy with two different Au nanoparticles that allowed 
thrombin  detection  at  the  subattomolar  level  [11].  In  a  competitive  assay,  gold 
nanospheres can also be used  to detect  the small molecule  testosterone with a LOD of 
170  pmol  L‐1  in  a  sensing  strategy  that  combines  traditional  SPR with  readout  of  the 
localized  surface  plasmons  [12].  Most  of  these  enhancement  approaches  use  Au 
nanospheres with diameters ranging between 10 and 20 nm, even though these sizes are 
not  ideal  for  the highest signal amplification, but  the synthesis of  larger particles  is not 
straightforward  [1].  In  addition,  elaborate  efforts  are  required  for  their  surface 
modification  in  order  to  optimize  colloidal  stability  [12]. Magnetic  nanoparticles,  e.g. 
Fe3O4 are also widely used in SPR sensing, as they are convenient to separate and posses 
a  high  refractive  index  [1].  By  utilizing  clustered  magnetic  microparticles,  cancer 
biomarkers in serum can be monitored at attomolar concentrations [13]. In general, those 
approaches using colloidal metal or metal oxide nanoparticles as signal amplification tools 
need  very  careful  experimental  design  regarding  colloidal  stability  and  surface 
modification. 
Here, we present  an  alternative, highly  versatile  approach  to  signal enhancement with 
liposomes as amplification  tags  in SPR.  Liposomes – nanoscopic vesicles  consisting of a 
lipid  bilayer membrane  –  are widely  used  in  drug  delivery  [15,16]  and  (bio)analytical 
sensing [17,18]. Although liposomes have been shown to be ideal amplification mediators 
in  fluorescent  [19]  and  electrochemical  [20]  sensing  as  well  as  in  quartz  crystal 
microbalance  technique  [21],  the potential of  liposomes as signal enhancers  in SPR has 
been  mainly  neglected.  Wink  et  al.  [14]  developed  a  sandwich  immunoassay  for 












[phospho‐rac‐(1‐glycerol)],  sodium  salt  (DPPG),  N‐biotinyl‐1,2‐dipalmitoyl‐sn‐glycero‐3‐
phosphatidylethanolamine (N‐biotinyl‐DPPE), and the extrusion kit and membranes were 
obtained  from Avanti Polar  Lipids  (Alabaster, AL, USA).  4‐(2‐Hydroxyethyl)piperazine‐1‐
ethanesulfonic acid  (HEPES), sodium azide, cholesterol, Phosphotungstic acid  (PTA), and 
11‐mercaptoundecanoic  acid  were  purchased  from  Sigma‐Aldrich  (Taufkirchen, 
Germany). N‐(1‐mercapto‐11‐undecyl)‐biotinamide was ordered from ProChimia Surfaces 
(Sopot, Poland) and Streptavidin  from Life Technologies  (Carlsbad, CA, USA). All  further 
chemicals were purchased from VWR (Darmstadt, Germany). 
2.2. Preparation of liposomes 
The  liposomes  were  prepared  following  a  modified  protocol  previously  described  by 
Edwards  et  al.  [22].  Briefly,  DPPC,  DPPG,  cholesterol  and  N‐biotinyl  DPPE 
(40.9:20.1:51.7:2.1 μmol,  respectively)  were  dissolved  in  a  organic  solvent  mixture 
consisting  of  3  mL  chloroform  and  0.5  mL  methanol,  and  sonicated  for  1  min  in  a 
sonication bath (Bandelin Sonorex Digitec DT 255 H) at 45 °C for homogeneous mixing. A 
2 mL  volume  of  aqueous  solutions  of  varying  refractive  index  (300  mmol  L‐1  NaCl, 
500 mmol  L‐1  sucrose or 130 mmol  L‐1 NaCl/35 mmol  L‐1  sucrose,  respectively)  at 45 °C 
was  added  to  the  lipid mixture  and  then was  again  sonicated  for  4 min.  The  organic 
solvent was  removed at 45 °C and 380 mbar  for 20 min using a  rotary evaporator. The 
mixture was  then  vortexed before and after a  second addition of 2 mL 45  °C aqueous 
solution.  The  flask  was  returned  to  the  rotary  evaporator  for  20  min  at  45 °C  and 
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380 mbar  and  then  for  20  min  at  280  mbar.  The  crude  liposome  dispersion  is  then 
extruded at 50 °C 21 times through 1.0 μm Nucleopore membranes (Whatman, Florham 
Park, NJ, USA),  followed by 21  times  through 0.4  μm membranes. The  liposomes were 
purified via size‐exclusion chromatography with Sephadex G‐50  in a 15 × 1.6 cm column 
at ∼4 mL min‐1 using HEPES‐saline‐sucrose buffer (HSS; 10 mmol∙L‐1 HEPES, 200 mmol∙L‐1 
sodium  chloride,  200 mmol∙L‐1  sucrose,  1.5 mmol∙L‐1  sodium  azide  at  pH 7.5)  for  the 
liposomes with 300 mmol∙L‐1 NaCl  and 500 mmol∙L‐1  sucrose  as encapsulant,  and using 





Dynamic  light  scattering  (DLS) measurements were performed with  a 1:100 dilution of 
liposomes in HEPES‐saline buffer resulting in an approximate phospholipid concentration 
of 100 µmol∙L‐1. A disposable polystyrene cuvette was filled with 1 mL of the suspension 
and  analyzed  with  the  particle  sizer  in  the  backscattering mode  at  an  angle  of  173° 
(Malvern  Zetasizer  nano  series)  at  25  °C  after  an  equilibration  time  of  120  s.  The 
autocorrelation  of  the  intensity  recorded  over  time  is  related  to  the  geometry  of  the 
liposomes  under  observation.  After  30  consecutive  measurements,  the  mean 
hydrodynamic  radius  and  a  polydispersity  index  (PDI)  were  extracted  from  the 
autocorrelation  data.  The  electrophoretic  mobility  of  the  purified  liposomes  was 
measured with  the  same  1:100  dilution  of  liposomes  in HEPES‐saline  buffer. A  Folded 
Capillary  Cell  (Malvern  DTS1070)  was  filled  with  approx.  800  μL  of  the  liposome 
dispersions and equilibrated  to 25 °C  for 120  s. The mean electrophoretic mobility was 
determined  by  laser  Doppler  velocimetry  with  the  Zetasizer  nano  series.  The 
Smoluchowski model was employed  to determine  the  zeta potential of  the dispersions 
[23]. 
For transmission electron microscopy (TEM), a 1:10 dilution of liposomes in HEPES‐saline 
buffer  was  used.  A  carbon‐coated  copper  grid  was  covered  with  a  2  μL  drop  of  the 
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suspension  for  90  s.  After  removing  the  excess  of  liposomes  by washing with  5  µL  of 
8.7 mmol∙L‐1  PTA  aqueous  solution,  the  vesicles  left  on  the  TEM‐grid were  negatively 
stained [24] with a 5 μL drop of 8.7 mmol∙L‐1 PTA aqueous solution for 30 s. The excess 
staining  solution was  removed with  a  filter  paper.  Transmission  electron micrographs 
were recorded with a transmission electron microscope (Philips CM 12). 
The  phospholipid  concentration  of  liposomes  was  measured  by  inductively  coupled 
plasma – atomic emission  spectroscopy  (ICP‐AES). A volume of 20  μL of  liposomes was 
diluted in nitric acid (c = 0.5 mol∙L‐1) to a total volume of 3 mL. The mixture was vortexed 
and  sonicated  thoroughly.  Phosphorus  standard  solutions  were  prepared  with 
concentrations of 1, 5, 10, 25, 50  and 100  μmol  L‐1 phosphate  in 0.5 mol∙L‐1 HNO3  for 




Following  a modified  protocol  of  Knoll  et  al.  [25],  the  SPR  sensor  chip  consisting  of  a 
50 nm  Au  layer  on  a  5  nm  Cr  adhesive  layer  on  glass with  a  refractive  index  of  1.61 
(Mivitec,  Sinzing,  Germany),  was  immersed  in  an  ethanolic  solution  containing 
160 µmol∙L‐1  11‐mercaptoundecanoic  acid  and  40  µmol∙L‐1  N‐(1‐mercapto‐11‐undecyl)‐
biotinamide for a minimum of 20 h in order to form a dense SAM on the gold surface. The 
chips  were  then  rinsed  with  ethanol  and  dried  under  nitrogen  flow.  The  complete 
coverage  of  the  gold  surface  was  proven  using  cyclic  voltammetry  as  previously 
established  in our  laboratory (data not shown). The SPR measurements were conducted 
with  a  two  channel  SPR  device  (Mivitec  Biosuplar  321,  Sinzing,  Germany)  at  ambient 
temperature with 640 nm laser excitation and equipped with a flow cell of a total volume 
of approx. 50 μL per channel. Flow rate was adjusted to 200 μL∙min‐1. The measurements 
were  performed  at  a  fixed  angle  by  read‐out  of  the  change  of  the  intensity  of  the 
reflected light. Fluctuations in temperature or laser intensity were compensated by using 
one  channel  as  reference  channel  with  a  continuous  flow  of  ultrapure  water.  After 




at  a  flow  rate  of  50  µL∙min‐1  followed  by  a washing  step with  degassed  HEPES‐saline 
buffer for 20 min at a flow rate of 200 μL min‐1. Then, liposome dispersions were diluted 
to phospholipid concentrations of 1, 5, 10, 25, 50, and 100 μmol∙L‐1 with degassed HEPES‐
saline buffer.  The dispersions were  consecutively  injected with  increasing phospholipid 
concentration, each  for 20 min  followed by a washing step with HEPES‐saline buffer  for 
10 min.  In  a  following  experiment  in  order  to  record  the  dose  –  response  curves  of 
streptavidin with  and without  liposome  enhancement,  the  immobilization  time  of  the 
streptavidin (at concentrations ranging from 10 pmol∙L‐1 to 1 µmol∙L‐1) was shortened to 
20 min at a flow rate of 200 μL∙min‐1 followed by a 10 min washing step with HEPES‐saline 






In  this  study,  the  signal enhancement properties of highly  stable anionic  liposomes are 
investigated via SPR spectroscopy using the strong biotin‐streptavidin binding affinity as 
model  system.  The  binding  of  small  molecules  to  a  monolayer  leads  to  weak  signal 
changes  and  needs  signal  amplification  strategies  for  reliable  detection  [1].  Liposomes 















Dynamic  light  scattering measurements  determined  the  hydrodynamic  diameters.  The 
biotin‐tagged  liposomes with 500 mM  sucrose encapsulant had a diameter of 180 nm, 
with a polydispersity  index (PDI) of 0.11. The  liposomes encapsulating 300 mM NaCl are 
240 nm  (PDI  of  0.23)  and  those  with  130 mM  NaCl/35 mM  sucrose  encapsulant  are 
230 nm  (PDI  of  0.19)  in  diameter.  The  sizes  are  all  in  the  200‐nm‐regime  and  as  a 
consequence the evanescent  field of the SPR can penetrate the whole  liposome, as the 
diameters are smaller than half of the wavelength of the SPR device [26]. 








negative zeta potentials. This high colloidal stability  is better  than  that of various other 
nanomaterials such as silica nanoparticles [27] or polystyrene nanospheres [28]. 
Transmission electron microscopy  (TEM) proves  the  formation of  the nanovesicles. The 
diameters of the liposomes are consistent with the results of dynamic light scattering. In 
addition, the TEM images show good regularity of size and shape of the formed liposomes 
(Figure  2)  consisting  of  a mixture  of  unilamellar  and multilamellar  vesicles. Deviations 









and  8.6  mmol∙L‐1  for  130  mM  NaCl/35  mM  sucrose  encapsulant.  The  total  lipid 



















sucrose  180  0.11  ‐24.7 ± 1.7  9.3  16.9  1.3575 




230  0.19  ‐27.1 ± 1.7  8.6  15.6  1.3360 
a)polydispersity index b)refractive index 
3.1. SPR signal enhancement through liposome binding 
SPR  sensor  surfaces  were  prepared  with  a  densely  packed  self‐assembled monolayer 
consisting  of  11‐mercaptoundecanoic  acid  and  N‐(1‐mercapto‐11‐undecyl)‐biotinamide 
with a  reaction  time of > 20 h  in order  to allow  for  specific  streptavidin binding  to  the 
surface.  Based  on  prior  studies  of  Knoll  et  al.  [25],  we  found  a  ratio  of  80%  COOH‐
terminated thiols and 20% biotin‐terminated thiols (translating into a ratio 4:1) to be the 
optimum  in  respect  to  maximized  specific  and  minimized  non‐specific  binding.  After 




streptavidin  sensor  surface,  followed  by  a  10 min washing  step  to  remove  non‐bound 











sensor  surface  is  significantly  enhanced  by  liposome  addition.  Increasing  liposome 
concentration  resulted  in  increasing  refractive  index  changes  due  to  binding  of  the 
biotinylated vesicles  to  the  sensor  surface. At higher concentrations, a  slow desorption 
process  during  the washing  step with HEPES  buffer  is  observed.  In  the  end,  ultrapure 
water was  injected  over  the  sensor  surface  indirectly  prove  the  successful  binding  of 





et  al.  determined  the  penetration  length  to  be  in  the  range  of  175  nm  for  SPR 
measurements of glucose solutions on a 44 nm gold layer with a 633 nm light source [30]. 





signal  amplification  properties  of  the  liposomes.  Encapsulants  of  the  same  RI  should 
result  in  similar  SPR  signal  changes,  when  the  liposomes  bind  to  the  sensor  surface 
covered with streptavidin (1 µM). On the other hand, increasing the RI will result in higher 
signal  amplification. As  a  consequence, we  compare  liposomes  encapsulating  300 mM 
sodium chloride with those encapsulating 130 mM sodium chloride and 35 mM sucrose, 
as  the RI of both  solutions  is  comparable. For higher amplification, 500 mM  sucrose  is 

















resulting  in  a  maximum  signal  change  of  0.005  RIU  at  the  highest  concentration  of 
100 µmol∙L‐1 phospholipid  content. Using 500 mM  sucrose  solution as encapsulant,  the 
higher RI of  1.3575  inside  the  liposomes  causes  the  signal  change  to nearly double  to 
0.013 RIU  at  100  µmol∙L‐1  phospholipid  concentration.  These  findings  lead  to  two 
interesting conclusions: (1) the refractive index of the encapsulant has a major influence 
on  the  SPR  signal upon  liposome binding and outweighs  the  influence of  the  thin  lipid 




In  order  to  compare  liposome‐afforded  signal  enhancement  to  other  approaches,  the 
















where ΔnD,  spec  (liposomes)  is  the  specific  refractive  index  change  induced  by  liposome 
binding to the sensor surface and ΔnD, spec (analyte) is the specific change in RI caused by 
analyte binding without  liposome  amplification.  In  Figure  5,  the  signal  amplification of 
liposomes  with  three  different  encapsulants  are  shown  at  one  phospholipid 






Figure  5.  Comparison  of  the  enhancement  factors  of  liposomes  with  varying  encapsulants 
(500 mM sucrose, 300 mM NaCl or 130 mM NaCl + 35 mM sucrose) at two different phospholipid 








(1.3575)  inside  the  liposomes more  than doubles  the  signal  amplification  to 23‐fold  at 
100 µM  phospholipid  content.  In  addition,  a  distinct  increase  of  approx.  8.5‐fold 
amplification is observed when increasing the liposome concentration from 25 to 100 µM. 
These results show the great versatility that can be achieved with liposomes. By tailoring 
the  RI  inside  and  choosing  an  adequate  phospholipid  concentration  for  the  desired 





In  order  to  determine  the  improved  performance  of  liposome‐amplified  SPR  sensing, 
dose‐response  curves  for  streptavidin  were  recorded  with  and  without  liposome 








The data  for  this binding of  streptavidin  to a  gold  sensor  surface modified with a  self‐














where ΔnD  is  the  refractive  index  change  in RIU, S  is  the minimum asymptote, E  is  the 
maximum asymptote, c is the concentration of streptavidin, h is the Hill slope and EC50 is 





  S / RIU  E / RIU  EC50 / mol·L‐1  h  R2 
Without 
liposomes  (5  ± 6) ∙ 10
‐5  (6.1  ± 0.6) ∙ 10‐4  (2.5 ± 1.6) ∙ 10‐9  0.8 ± 0.4  0.946 




only  a  R2  of  0.946.  The  first  detectable  RI  change  is  measured  at  a  streptavidin 
concentration  of  10  nmol∙L‐1.  This  performance  is  significantly  improved  through 
liposomes. Whereas  the EC50 values of approx. 2.5 nmol∙L‐1 are  in good accordance  for 




However,  this was not observed  in  the described study.  In contrast,  the RI changes are 
much  higher  than without  enhancement.  The  limit  of  detection  is  improved  to  a  low 
streptavidin  concentration  of  320  pmol∙L‐1  and  streptavidin  can  be  measured  with  a 
sensitivity of 3 mRIU per logarithmic unit of the concentration between 500 pmol∙L‐1 and 
10 nmol∙L‐1. While this is afforded by a small increase in measurement time by 20 min, it 
is  justified  by  the  significantly  improved  sensor  performance.  Optimization  of  flow‐
through  and  assay  times  will  be  the  focus  of  future  studies.  This  sensing  approach 
generally shows a higher performance than those based on local surface plasmons which 
yielded  detection  limits  of  16.6  nM  [33],  3  nM  [34]  or  420  pM  [35],  respectively. 
Furthermore, no real‐time monitoring of binding events is possible with this colorimetric 
sensing scheme in contrast to the here described principle.  
Bruck  et  al.  [36] monitored  streptavidin  binding with  a Mach‐Zehnder  interferometer 






the  usage  of  liposomes  to  enhance  the  well  established  technique  of  SPR  excels  at 
versatility and ease of applicability combined with high sensitivity. 
4. Conclusions 
In  these  studies,  we  demonstrated  that  liposomes  containing  solutions  with  high 
refractive index are versatile tools for signal amplification in SPR. They can be synthesized 
with a great variety of encapsulants, are highly colloidally stable preventing non‐specific 
binding,  and  are  easy  to  modify  with  biological  receptors.  In  our  proof‐of‐principle 
investigation, we used biotinylated  liposomes  in order  to enhance  the  signal change of 
streptavidin  binding  to  a  biotinylated  gold  sensor  surface.  The  signal  amplification 
properties can be adjusted by tuning the refractive index of the encapsulant solution. This 
versatile  signal amplification  tool may  improve numerous applications  in  (bio)analytical 
sensing.  Liposomes  can  be  used  in  competitive  binding  assays  and  thus  overcome  the 
limitations of SPR detecting small molecules due to their high refractive index. Studies of 
phospholipase  activity  are  recently  in  the  focus  of  interest,  as  these  enzymes  play  an 
important  role  in  physiological  processes  as  well  as  clinical  diagnostics  [38].  Surface‐
immobilized  liposomes  could be used  for monitoring phospholipase activity via SPR, as 
the  high  refractive  index  encapsulant  will  be  released  upon  hydrolysis  of  the  lipid 
membrane accompanied by a decrease  in  the SPR  signal.  In addition,  the possibility  to 
encapsulate  solutions of  varying RI enables  the  adjustment of  the enhancement  factor 
when using liposomes as signal amplification tags and thus increasing the versatility in the 
dynamic range of a sensor application. This is a unique property hardly found with other 
amplification  tags. Already  frequently used  in  fluorescence  [19] or electrochemical  [39] 
detection as well as with quartz‐crystal microbalance [21], liposomes as versatile, easy‐to‐
handle  amplification  tools  could  also  be  a  great  benefit  for  other  mass‐sensitive 
techniques  such  as  the  previously  mentioned  Mach‐Zehnder  interferometer  [36]  or 
reflectometric  interference spectroscopy  [40].  In addition,  the countless possibilities  for 
encapsulants  make  liposomes  ideal  for  combined  approaches.  For  example,  the 
introduction  of  fluorescent  dye  enables  studies  of  surface  plasmon  fluorescence 
spectroscopy  [41] with  liposome enhancement. The  findings of this study will offer new 
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possibilities  for  the  development  of  novel  sensor  applications  and  will  help  with  the 
improvement of existing techniques using liposomes for signal enhancement. 
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with  the online monitoring  capability  afforded by  SPR,  and hence provides  answers  to 
several  important  questions  regarding  liposome  interactions  with  solid  surfaces. 
Additionally, the findings build the basis for further mechanistic studies for an even better 




the SPR chip  is surprisingly  low.  It  is assumed to be caused by steric and charge‐related 
repelling  effects  that  have  to  be  taken  into  account.  Thus,  systematic  studies  with 
liposomes  of  different  sizes will  provide  further  insight  into  the  role  of  the  optimum 
liposome  size  for SPR  signal enhancement  in  the  future. Here, a  certain  tradeoff exists 
between  (i)  an  optimal  liposome  size  large  enough  to  enable  the  evanescent  wave 
penetrating the encapsulant solution as  long as possible and (ii) with making them small 
enough  to  minimize  steric  hindrances  and  maximize  surface  coverage.  Although 
negatively  charged  liposomes are used  in  the vast majority of  sensing applications and 
positively charged ones excel in their drug delivery capabilities, some assay approaches – 
especially for the detection of negatively charged species such as nucleic acids [1] – are 
based  on  electrostatic  interactions  to  positively  charged  phospholipid  head  groups. 
Furthermore,  positive  liposomes  can  be  used  for  additional  signal  amplification when 
binding as a second layer to negative liposomes. For both strategies, binding studies with 




the  encapsulation  of  nanoparticles  (NPs)  such  as magnetite  NPs  [2]  or  quantum  dots 
(QDs)  [3].  They  are  employed  to  further  improve  the  performance  of  the  assays.  For 
example, magnetite NPs are used to overcome diffusion‐based  limitations by applying a 
magnetic  field  that  draws  the  liposomes  to  the microtiter  plate  surface  [2], whereas 
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encapsulated  QDs  enable  the  measurement  of  attomolar  concentrations  of  DNA  by 
single‐particle  detection  without  the  need  of  DNA  amplification  techniques  [3].  The 





the  above mentioned approaches utilize hydrophobic NPs  localized  in  the  lipid bilayer, 
which  limits  the  number  of  NPs  per  liposome  [2,3].  High  particle  density  inside  the 
vesicles is crucial for signal enhancement in SPR, thus encapsulation of the particles in the 
inner  hydrophilic  cavity  would  be  advantageous.  In  order  to  achieve  this,  a  detailed 
investigation of  the optimum  lipid composition  is necessary, as  the  liposomes ought  to 
retain their high colloidal stability; yet electrostatic repulsion must be low enough not to 
prevent particle encapsulation and successful  liposome formation. One possible strategy 
is  the reduction of  the cholesterol content which will result  in a more  fluid and  flexible 
lipid  membrane,  albeit  this  will  also  cause  a  decrease  of  the  liposomes’  long‐term 
stability. 
In general, using a  label  in a standard  label‐free detection method such as SPR does not 
come without  drawbacks  as well.  First,  it must  be  assured  that  the  analyte molecules 
provide  at  least  a  second  binding  moiety  for  the  sandwich  assay  approach  to  work. 
Second, the additional species  in the measurement system means a potential source for 
more  non‐specific  adhesion  and  demands  very  careful  surface  engineering  for  the 
analytical task as discussed  in close detail  in this study. Furthermore, binding kinetics of 
the analyte to the sensor surface cannot be monitored anymore, when measuring species 
that  are  only  detectable with  a  label.  Finally,  the  binding  step  of  liposomes  requires 
additional  measurement  time  (20  min  in  the  studied  case).  This  obvious  drawback 
requires a more detailed analysis though. Label‐free SPR detection time always depends 
on  analyte  concentration  and  at  the  same  time  its  binding  affinity  to  the  surface‐
immobilized receptor. This means that the detection time can be a few minutes for high 
concentrations and  low KD values, whereas  it can take hours  for  low affinity analytes at 
low concentrations. Here,  long  incubation times typically result  in  increased non‐specific 




step  does  in  fact  reduce  the  overall  assay  time,  as  long  binding  incubations  are  not 
required.  
As  discussed  in  this  thesis,  liposome‐enhanced  SPR  provides  significant  quantitative 
improvements  of  the  ability  to  detect  low  analyte  concentrations.  The  question  to  be 
asked  is how this new approach compares to other  label‐free detection methods on the 
one hand  and  to  SPR  technique with other nanomaterials  as  amplification  tags on  the 
other  hand.  There  are  numerous  label‐free methods  that  compete  directly with  SPR. 
Recently,  very  sensitive  bioassay  approaches  with  quartz  crystal  microbalance  [4], 
reflectometric  interference spectroscopy [5], Mach‐Zehnder  interferometer [6] or silicon 
ring  resonators  [7,8]  have  been  demonstrated.  These  techniques  outperform  SPR  on 
some occasions with respect to sensitivity, many of these approaches – especially Mach‐
Zehnder  interferometers and  silicon  ring  resonators – yet  they  require  time‐consuming 
clean  room  fabrication  and  very  elaborate  instrumental  set‐ups.  Using  liposome‐












act  as  viable  alternatives  that  are  highly  colloidally  stable,  easy  to  functionalize  and 
provide  individually adjustable amplification  factors due  to  varying  refractive  indices  in 
the  liposomes’  inner  cavities. Currently,  reported  EFs  for  gold nanoparticles  are higher 
than  those  found  for  liposomes  in  this  study,  but  further  investigations  into  other 
encapsulants may render liposomes competitive also in this aspect. Furthermore, the SPR 
technique  is  limited  in  the  ability  of  multiplexing  [13].  Here,  liposomes  with  varying 
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refractive  index  can  function  as  labels  for  simultaneous multiple  analyte  detection  in 
combination with a SPR imaging system with spatial resolution. 
The  knowledge  gained  by  the  research  described  in  this  thesis  can  be  used  for  the 
development  of  high‐performing  SPR  (bio)sensors  with  liposome  amplification.  One 
desirable possibility  is  the  capability of online measurements  in  real  samples. Ultralow 
fouling surfaces have been developed for SPR sensing [14,15]. Here, secondary binding of 
liposomes will  enable  significantly  improved  signal‐to‐noise  ratios  and  increase  overall 
specificity of the assay. Additionally, assays requiring distinction between closely related 




The  results  from  the  non‐specific  binding  studies  provided  important  insight  into 
adsorption/desorption processes of liposomes to solid surfaces and forms the underlying 
basis for the development of competitive assays based on desorption. Receptor‐modified 
liposomes  that  are  loosely  yet  effectively  enough  bound  to  the  SPR  surface  via 
electrostatic interactions will bind to an analyte molecule. They will then be washed away 
if  the attractive  interactions between  receptor and analyte plus  the applied  flow  forces 
outweigh the non‐specific binding to the sensor surface. This consequently will result in a 




detection  especially  for health hazards  and  thus  “classical”  amplification  strategies  are 
often  no  longer  sufficient.  This  explains  the  unceasing  quest  of  researchers  for  better 
signal enhancement  systems  such as provided by nanoparticles, biomolecular  reactions 
and  chemical  polymerization.  In  case  of  SPR  spectroscopy,  this means  that  the  signal 
enhancement via an amplification tag such as liposomes for which non‐specific binding to 
surfaces  can  be well‐controlled  as  demonstrated  in  this  thesis,  can  be  combined with 
modifications of the sensor substrate such as bimetallic films [16] or the very promising 
nanohole  arrays  [17].  Thus,  a  dual  or  in  combination  with  the  previously mentioned 
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nanoparticle‐containing  liposomes even a  triple amplification approach  is obtained  that 
makes the SPR technique very applicable and an attractive solution for future challenges. 
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